





























their  role as ABD  reservoirs and  their potential epidemiological relevance  is  limited. This study 
aimed to  investigate the occurrence of arthropod‐borne pathogens, specifically piroplasmids and 
the bacteria Anaplasma  phagocytophilum, Ehrlichia  canis, Coxiella  burnetii, Francisella  tularensis  and 
Bartonella spp., in badgers from Great Britain (GB). Blood and heart samples from 18 badgers were 
examined using PCR and  sequencing. A neighbour‐joining  (NJ) phylogram was also produced. 
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distribution  of  Ixodes  ricinus,  the  Lyme  borreliosis  vector,  has  been  reported  in  parallel with  an 





The  Eurasian  (European)  badger  (Meles  meles,  Mustelidae  family,  Carnivora  order)  is 
widespread  throughout Europe, and while  it prefers mixed pasture and broadleaf woodlands,  its 
generalist, highly adaptable nature enables  it  to exploit a wide variety of habitats  [8,9]. Although 
relatively  abundant  in  European  countries,  lower  densities  have  been  reported  in  some  areas, 




is Britain’s  largest  indigenous carnivore species and  it has  its own protection  legislation, which  is 
additional to general wildlife conservation legislation. Combined figures from England, Wales and 
Scotland suggest an estimated population of approximately 300,000 badgers [10]. 



















other ticks may be  involved  in the transmission  [19]. Anaplasma phagocytophilum  is responsible  for 
disease mainly in humans, horses and dogs, but it may also infect several wild mammal species and 
it  is  largely  transmitted by  ixodid  ticks  [20]. Coxiella  burnetii may be  transmitted by various  tick 
species, although humans and animals usually acquire the infection through ingestion of raw milk 
and dairy products or inhalation of contaminated aerosols [21]. Francisella tularensis is able to infect 
























heart  samples were  collected  from eight of  the badgers, while  for 10 animals only  the heart was 
available (Table 1). 
2.2. Molecular Analysis 
Total DNA was extracted  from blood  (200 μL) and heart  (10 mg) samples using  the DNeasy 
Blood  and  Tissue  Kit  (QIAGEN),  following  the  manufacturer’s  blood  and  tissue  protocols, 
respectively. 
The  total DNA obtained was  submitted  to different PCR protocols,  targeting different gene 
fragments and using different primer pairs to screen for DNA of piroplasmids, A. phagocytophilum, E. 
canis, C.  burnetii,  F.  tularensis  and Bartonella  spp.  (Supplementary Materials, Table  S1).  For  some 
pathogens,  such  as  A.  phagocytophilum  and  E.  canis,  a  nested  PCR  protocol  was  used.  PCR 
amplifications were  performed  using Wonder  Taq  (Euroclone, Milano,  Italy)  and  an  automated 
thermal  cycler  (Gene‐Amp PCR System  2700, Perkin Elmer, Norwalk, CT, USA).  Sterile distilled 
water  instead  of  DNA  was  used  as  negative  control.  DNA  extracted  from  slides  for  indirect 













adipose  tissue  deposits  (Table  1).  No  gross  lesions,  including  lesions  suggestive  of  bovine 
tuberculosis, other than road traffic related injuries, were observed. 
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DNA of arthropod‐borne bacteria was not detected in any sample. DNA of piroplasmids was 






isolated  from Felis  silvetris  in Bosnia and Herzegovina  [28]. Slightly  lower  identity values  (99.81–


























1  F  Young  7.6  4/5  Good  n. a.  Neg 
2  F  Adult  11.6  4/5  Good  n. a.  Neg 
3  F  Adult  12.8  3/5  Good  n. a.  Pos 








6  F  Adult  12.8  4/5  Good  n. a.  Neg 
7  F  Adult  14.1  4/5  Good  n. a.  Neg 
8  M  Adult  15.8  3/5  Autolytic  n. a.  Neg 
9  M  Adult  10.1  4/5  Good  n. a.  Neg 
10  F  Adult  14.3  3/5  Autolytic  n. a.  Neg 
11  M  Adult  10.3  4/5  Good  Pos  Pos 
12  M  Juvenile  10.5  3/5  Very good  Pos  Pos 
13  M  Juvenile  9.8  3/5  Good  Pos  Pos 
14  M  Adult  11.4  3/5  Good  Pos  Pos 
15  F  Juvenile  9.4  3/5  Good  Pos  Pos 
16  F  Adult  9.4  4/5  Good  Neg  Neg 
17  F  Adult  11.6  3/5  Good  Pos  Pos 
18  M  Juvenile  8.3  2/5  Autolytic  Pos  Pos 





piroplasmids  sequences  included  in  the  phylogenetic  analysis  in  recent works  on  Babesia  sp.  in 
badgers [9,10]. 





from  these results should be  tentative. However,  it  is not surprising  that E. canis and F.  tularensis 
infection were not found as E. canis in British dogs has so far been largely (although not completely) 
limited  to those with a history of travel to mainland Europe  [29], and F. tularensis has never been 
































East/Central Scotland. Prior  to  the work of Bartley et al.  [10], which describes  the  first molecular 
identification of Babesia DNA from badgers in Britain, piroplasmosis were reported in this host  in 
southwest England [45]. However, only low parasitemia of intraerythrocytic organisms resembling 
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sequence types (including the genotype called Babesia sp. “type B” in some studies) occurring in other 






































































































































































additional  gene  targets  would  be  informative.  Moreover,  recent  reports  of  the  same  badger‐








Details  of  the  results  of  the  BLAST  analysis  (https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi)  for  the  samples  PCR 
positive for piroplasmids. 
Author Contributions: Conceptualization, F.M. and V.V.E.; methodology, V.V.E. and L.G.; validation, R.V., M.B. 
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